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Ce travail de recherche a été réalisé au sein du laboratoire Pathologies, Imagerie et 
Biothérapies Orofaciales dirigé par le Professeur Catherine Chaussain. J’ai eu l’opportunité 
d’y faire un premier stage en master 1, puis de pouvoir y poursuivre mon parcours de 
recherche en master 2. Mon sujet de recherche s’inscrivait alors dans une des thématiques 
historiques du laboratoire, la compréhension des mécanismes régissant la minéralisation 
dentinaire. J’ai pour ma part, travaillé sur le rôle de la protéine prion dans l’odontogenèse, 
via  l’étude d’un modèle de souris invalidée pour cette protéine. Ce travail a permis, outre 
une acquisition des bases scientifiques et techniques indispensables pour mon doctorat, la 
publication d’un article international en collaboration avec une équipe américaine de UCSF 
(Annexe I). 
A l’issue de mon master 2, j’ai souhaité poursuivre mon cheminement scientifique et j’ai 
profité de développement d’une nouvelle thématique au laboratoire : le développement 
d’une thérapie cellulaire pour la régénération pulpaire. Ce projet global est basé sur 
l’utilisation des cellules souches de la pulpe dentaire pour la mise au point d’une thérapie 
innovante dans le traitement des pulpes inflammatoires. Nous souhaitons mettre au point 
une « pulpe équivalente » (cellules souches mésenchymateuses issues de la pulpe dentaire 
ensemencées dans une matrice), implantable dans la chambre pulpaire évidée suite à 
l’exérèse du parenchyme pulpaire caméral, permettant la régénération d’un tissu conjonctif 
fonctionnel, vascularisé et innervé.  
Dans ce but, nous nous sommes placés dans une optique préclinique et avons travaillé à 
partir de cellules pulpaires de rat. En parallèle,  d’autres membres du laboratoire 
travaillaient sur des approches plus fondamentales portant sur les propriétés des cellules 
souches de la pulpe afin de les caractériser et de rechercher leur capacité à survivre en 
conditions hypoxiques et à induire une angiogenèse.  Concernant mon projet, nous avons 
développé une culture tridimensionnelle de ces cellules pulpaires dans un lattis de 
collagène, afin de constituer une « pulpe équivalente ». L’innocuité de ces matrices 
ensemencées de cellules pulpaires a été testée par des implantations ectopiques chez le rat. 
Puis, dans une perspective préclinique, nous avons implanté ces pulpes équivalentes dans un 
modèle de pulpotomie chez le rat.  
Dans ce contexte d’ingénierie tissulaire à partir de cellules souches, nous nous sommes 
penchés sur la question cruciale du devenir des cellules implantées dans un organisme. Pour 
ce faire, nous avons travaillé en collaboration avec l’équipe U698-IFR2 du Docteur 
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Letourneur, et notamment avec le Docteur Rouzet et Madame Petiet, afin d’effectuer le 
suivi des cellules implantées par imagerie. Nous avons opté pour un marquage radioactif des 
cellules implantées et un suivi par imagerie nucléaire, permettant une évaluation très 
précise de la migration éventuelle et du devenir des cellules implantées.  
Ce travail a donné lieu à une publication internationale (Annexe II). 
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I. La pulpe dentaire 
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Dans la perspective de la mise au point d’une « pulpe équivalente », il est nécessaire de 
connaître les éléments natifs constitutifs de ce tissu conjonctif hétérogène. Classiquement, 
sur les coupes histologiques, le tissu pulpaire peut être divisé en 4 zones (Mjor, Sveen et al. 
2001): 
• La zone odontoblastique (Od) à la périphérie, au contact de la dentine (d)  
• Une zone acellulaire (zone de Weil, W) juste en-dessous des odontoblastes 
• Une zone riche en cellules 
• La zone plus centrale caractérisée par la présence de vaisseaux et de nerfs 
 
 
Figure 1 : Coupe histologique de dentine et de pulpe 
Coloration au bleu de Toluidine (document EA2496).  
 
La pulpe contient différents types cellulaires, des cellules dérivées des crêtes neurales, des 
cellules migratrices provenant du mésenchyme para-axial et des cellules mésenchymateuses 
déjà présentes dans le premier arc branchial. Par ailleurs, ce tissu contient également des 
vaisseaux sanguins et des éléments nerveux (Piette 2001; Goldberg 2011). La présence de 
l’ensemble de ces populations cellulaires confère à la pulpe, ses fonctions de nutrition, 
sensitives et de réparation. Les différentes populations cellulaires pulpaires jouent un rôle 
primordial dans la réponse aux agressions. 
 
 
d 
Od 
W 
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A. Eléments cellulaires de la pulpe 
 
1. Les fibroblastes 
 
La zone centrale du parenchyme pulpaire contient principalement des fibroblastes d’aspect 
fusiforme ou épineux et dont la principale fonction est l’élaboration et le renouvellement de 
la matrice extracellulaire (MEC). Ce renouvellement est assuré par la synthèse de fibres de 
collagène de type I et III, de protéoglycanes et de glycoprotéines.   
Les fibroblastes peuvent synthétiser des cytokines en réponse à divers stimuli. Après 
agression, ils sont aussi impliqués dans la cicatrisation des lésions pulpaires, avec par 
exemple la sécrétion de facteurs angiogéniques (Mathieu, El-Battari et al. 2005). 
Les fibroblastes, en particulier de la pulpe jeune, ont des activités de synthèse et de 
sécrétion importantes et possèdent un réticulum endoplasmique granulaire et un appareil 
de Golgi développés. La plupart des fibroblastes sont interconnectés par des desmosomes et 
des jonctions communicantes (Piette 2001; Goldberg,Smith 2004). 
2. Les odontoblastes 
 
Les cellules odontoblastiques apparaissent allongées (corps de 50 à 60 µm) avec un noyau 
basal. Elles contiennent de nombreuses organelles associées à de multiples vésicules, un 
réticulum endoplasmique très développé et un appareil de Golgi important, situé entre le 
noyau et le front dentinaire. Elles établissent des complexes de jonction entre elles assurant 
une cohésion mécanique entre les odontoblastes et créant ainsi une véritable barrière 
histologique. Ces cellules possèdent un prolongement cytoplasmique (ou « fibre de Tomes») 
occupant un tubuli dentinaire (Figure 2) et participant activement à la minéralisation 
dentinaire. En effet, ce prolongement contient des mitochondries, des éléments du 
cytosquelette (microtubules et filaments intermédiaires), et des vésicules de sécrétion 
permettant la synthèse de la dentine (Goldberg,Smith 2004). 
Les odontoblastes sont disposés en palissade au contact de la dentine (Ruch, Lesot et al. 
1995). Ils participent à la proprioception et la nociception (Magloire, Couble et al. 2009; 
Magloire, Maurin et al. 2010; Maurin, Couble et al. 2013). Ils secrètent les dentines primaire 
puis secondaire et tertiaire (Magloire, Couble et al. 2004).  
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La dentine primaire est synthétisée avant la mise en place de la dent sur l’arcade et la 
dentine secondaire après l’éruption de la dent. Quant à la dentine tertiaire, elle est sécrétée 
en réponse aux agressions, notamment lors des processus carieux (Smith, Cassidy et al. 
1995; Farges, Keller et al. 2009). 
 
 
 
Figure 2 : Dentine observée au microscope électronique à balayage 
Les tubuli dentinaires dans lesquels se logent les prolongements odontoblastiques sont observables (document EA2496). 
 
3. Les cellules immunitaires. 
 
Plusieurs types de cellules immunitaires sont présents dans la pulpe. La pulpe saine, non 
enflammée, ne contient que des cellules dendritiques (iDc myéloides), des macrophages et 
des lymphocytes T (Jontell, Okiji et al. 1998). Les iDCs et les macrophages constituent 
environ 8% de la population totale des cellules pulpaires avec un ratio iDCs/macrophages de 
4 pour 1. Deux populations distinctes de cellules dendritiques ont été identifiées dans la 
pulpe saine : les cellules dendritiques CD11c+, présentes principalement à la jonction 
dentine-pulpe, et les cellules dendritiques F4/80+, concentrées autour des vaisseaux 
sanguins du centre de la pulpe ainsi que dans la région sous-odontoblastique à partir de 
laquelle elles étendent de fins prolongements entre les odontoblastes, parfois jusqu’à la 
dentine (Farges, Romeas et al. 2003).  La fonction principale des iDCs est de présenter les 
antigènes qu’elles ont capturés aux lymphocytes T naïfs pour les activer. Cette présentation 
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a lieu après maturation des iDCs dans les zones T des ganglions lymphocytes régionaux 
(Zhang, Kawashima et al. 2006).  
Les macrophages pulpaires apparaissent comme de grandes cellules ovalaires 
principalement localisées dans les zones périvasculaires. En l’absence de pathologie, ils sont 
impliqués principalement dans la phagocytose et l’élimination des cellules mortes. 
Les lymphocytes T (LTs) sont rares dans la pulpe dentaire et les lymphocytes B (LBs) y sont 
exceptionnellement rencontrés. (Farges, Romeas et al. 2003). 
 
4. Les cellules souches pulpaires 
a) Origine 
 
La présence de cellules souches dans la pulpe a été mise en évidence dès 2000 par l’équipe 
de Gronthos, au sein de pulpe de dents permanentes ; elles ont été nommées DPSCs pour 
Dental Pulp Stem Cells (Gronthos, Mankani et al. 2000). L’intérêt principal de la découverte 
de cette nouvelle niche de cellules multipotentes dans la dent réside à la fois dans la facilité 
d’accès à ces cellules et dans la possibilité de les conserver en vue d’une utilisation future. 
Quelques années plus tard, la même équipe a montré que des cellules souches pulpaires 
étaient aussi présentes dans la pulpe des dents temporaires. Ces cellules sont alors 
nommées SHED, pour Stem Cells from Human Exfoliated Deciduous teeh, ouvrant ainsi la 
voie à une source de cellules souches unique et « naturelle » du fait de l’exfoliation 
physiologique des dents temporaires. (Batouli, Miura et al. 2003; Kerkis,Caplan 2012) 
 
b) Caractéristiques phénotypiques 
Les cellules souches pulpaires ont un phénotype proche des cellules souches issues de la 
moelle osseuse, les BMSCs (Bone Marrow Stem Cells). En culture, ce sont de grandes 
cellules, fusiformes, avec un grand noyau central, un cytoplasme volumineux (Figure 3). 
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Figure 3 : DPSCs en culture 
Les cellules souches pulpaires adoptent un phénotype présentant de nombreuses similarités avec les BMSCs.  
 
 
 
Figure 4. Marquages par immuno-histochimie de protéines des BMSCs et DPSCs 
Le marquage par immuno-histochimie montre la présence des marqueurs des cellules souches et de nombreuses 
similarités avec les BMSCs. D’après (Gronthos, Mankani et al. 2000) 
 
Au niveau immuno-histologique, les cellules souches pulpaires sont très proches des cellules 
souches de moelle osseuse (Gronthos, Mankani et al. 2000). Les marqueurs de surface 
10 µm 
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communs sont retrouvés (Figures 4 et 5). In vitro, ces DPSCs sont capables de se différencier 
dans de nombreux types cellulaires, comme les BMSCs. 
 
Figure 5 : Immnunomarquage de DPSCs.  
Répartition des différentes protéines mise en évidence par immunohistchimie sur des DPSCs en culture. D’après 
(Gronthos, Mankani et al. 2000) 
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Figure 6 : Analyse par cytométrie de flux des marqueurs cellulaires et microphotographie 
D'après (Eleuterio, Trubiani et al. 2013) 
Phénotypiquement les DPSCs présentent des caractéristiques similaires aux BMSCs (figure 
6). Les marqueurs de surface et la répartition des protéines sont également retrouvés de 
façon comparable (Figure 6)(Gronthos, Mankani et al. 2000; Gronthos, Brahim et al. 2002; 
Eleuterio, Trubiani et al. 2013). 
Les DPSCs présenteraient en outre un taux de prolifération plus important que les BMSCs, 
sans perte de leur multipotence (Gronthos, Mankani et al. 2000; Seong, Kim et al. 2010). 
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c) Isolation 
 
Les techniques d’isolation qui ont été utilisées pour les cellules souches pulpaires sont celles 
qui ont été développées pour les BMSCs (Tirino, Paino et al. 2012). En raison du taux 
important de prolifération des DPSCs, l’isolation à partir de cette propriété a été proposée 
par (Gronthos, Mankani et al. 2000). Il s’agit d’individualiser les cellules, de les ensemencer 
et de sélectionner les clones ayant le taux de prolifération le plus important. Ce taux de 
renouvellement important est maintenu au-delà de 25 passages (Rodriguez-Lozano, Insausti 
et al. 2012). 
Différents marqueurs sont proposés pour caractériser les cellules souches pulpaires 
humaines (Kawashima 2012), pour la plupart communs aux BMSCs, à savoir OCT3/4, CD90, 
STRO1 … Les marqueurs de surface caractéristiques des cellules souches peuvent alors être 
utilisés pour sélectionner les cellules par tri au FACS ou grâce des anticorps fixés à des billes 
(Kawashima 2012). Cependant, il n’existe pas de marqueurs spécifiques aux DPSCs. 
d) Différenciation 
In vitro, les DPSCs sont capables de se différencier dans tous les types de lignées 
germinales (Kawashima 2012):  
De nombreux protocoles permettent la différenciation des DPSCs vers les cellules neurales 
(Kim, Bae et al. 2012; Fang, Yang et al. 2013). La différenciation en neurones a pu être 
obtenue (Arthur, Rychkov et al. 2008). 
Les DPSCs peuvent se différencier en cellules issues de la lignée mésodermique : myocites, 
ostéoblastes, chondrocytes, adipocytes et cardiomyocytes (Jo, Lee et al. 2007; Koyama, 
Okubo et al. 2009; Gronthos, Arthur et al. 2011; I, Nargi et al. 2011) 
La lignée endodermique (cellules hépatiques) est aussi obtenue par différenciation des 
DPSCs (Iohara, Zheng et al. 2006; Rodriguez-Lozano, Insausti et al. 2012) 
In vivo, ces capacités de différenciation ont été utilisées lors de la mise en place de cellules 
neurales différenciées à partir de DPSCs au niveau de lésions du cerveau chez le rat (Kiraly, 
Kadar et al. 2011). Plus spécifiquement, les DPSCs ont montré leur capacité à se différencier 
dans de nombreux types de cellules pulpaires. Un point important est leur capacité à se 
différencier en cellules odontoblastiques synthétisant de la dentine (Yu, Deng et al. 2006; 
Onyekwelu, Seppala et al. 2007) 
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B. Matrice extracellulaire de la pulpe 
 
A côté des éléments cellulaires, la pulpe est constituée d’une MEC, essentiellement 
composée de collagènes (34%), au premier rang desquels le collagène de type I et de type III. 
Les collagènes de type V, VII et IV sont également retrouvés dans un plus faible pourcentage 
(Goldberg 2008).  
Les glycosaminoglycanes constituent, quant à eux, 50 % des molécules matricielles pulpaires 
et ont pour rôle principal d’assurer la rétention d’eau (Bogovic, Nizetic et al. 2011). Les 
différents types retrouvés sont : 
- Chondroïtines sulfates 4 et 6 
- Dermatane sulfate 
- Kératane sulfate 
- Héparane sulfate 
- Acide hyaluronique ou hyaluronane 
 
Tableau 1 : Composants matriciels de la pulpe 
D’après (Goldberg 2008) 
 
Les glycoprotéines principalement représentées par les fibronectine, ténascine et 
thrombospondine, jouent un rôle dans la liaison des fibroblastes au réseau fibrillaire 
collagénique.  La fibronectine aurait  un rôle dans le maintien de la morphologie spécifique 
des odontoblastes, dans leur différenciation terminale et dans les interactions entre cellules 
(Bender, Seltzer et al. 2003). 
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 L’élastine est présente au niveau des vaisseaux sanguins et assure l’élasticité des parois 
(Piette 2001). 
Les métallo-protéases matricielles jouent un rôle de dégradation des protéines 
extracellulaires. Elles participent donc aux processus de remodelage de la pulpe normale et 
aux phénomènes inflammatoires et cicatriciels (Bogovic, Nizetic et al. 2011) 
Cette composition de la MEC permet le maintien de l’hydratation par stockage des 
molécules d’eau. Elle autorise le transit des métabolites, des nutriments, des débris 
cellulaires, entre les vaisseaux et les cellules pulpaires (Goldberg, Six et al. 2009) 
C. Vascularisation 
 
La pulpe dentaire est un tissu richement vascularisé. Les vaisseaux sanguins pénètrent dans 
la pulpe par les foramens apicaux et secondaires. Ils progressent au centre du canal 
radiculaire en direction de la chambre pulpaire où ils se ramifient progressivement pour 
former en périphérie un fin réseau de capillaires sous-odontoblastiques de 5 à 10 µm de 
diamètre. D’autres vaisseaux, de taille inférieure, peuvent pénétrer dans la pulpe par les 
canaux accessoires (Trubiani, Tripodi et al. 2003). Au niveau de la couronne, les artérioles 
principales se ramifient en artérioles secondaires qui se ramifient à leur tour pour former à 
la périphérie de la chambre pulpaire un vaste réseau de capillaires vasculaires (5-10μm). Ces 
capillaires sont fenestrés à proximité des odontoblastes ce qui permet une meilleure 
diffusion des nutriments. Les vaisseaux sanguins pénètrent dans la pulpe et en sortent par 
les foramen apical et secondaire sous la forme d’une ou parfois deux artérioles (35-45μm) 
passant au centre du canal de la racine. 
Le retour veineux se fait également par le foramen apical. Il est assuré par des veinules post-
capillaires qui se regroupent pour former des veinules collectrices dans la partie centrale du 
canal radiculaire. 
L’existence d’anastomoses artérioveineuses, points de communication directe entre les 
côtés veineux et artériels de la circulation contribuent à la régulation du débit sanguin et de 
la pression intrapulpaire et permettent de dériver le flux sanguin et d’isoler une anse en cas 
de lésion. 
La présence d’un réseau lymphatique pulpaire est aujourd’hui débattue. Selon certains 
(Marchetti, Poggi et al. 1992; Sawa, Yoshida et al. 1998), ce réseau prendrait naissance dans 
la région sous-odontoblastique. Les vaisseaux lymphatiques conflueraient vers la partie 
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centrale et sortiraient de la pulpe par le foramen apical. Le drainage lymphatique 
s’effectuerait vers les ganglions sous-mentonniers et sous-mandibulaires, puis vers les 
ganglions cervicaux. D’autres auteurs semblent montrer l’absence de réseau lymphatique au 
sein du parenchyme pulpaire (Gerli, Secciani et al. 2010; Martin, Gasse et al. 2010). 
D. Innervation 
 
Le réseau nerveux pulpaire est essentiellement constitué de fibres sensitives issues du nerf 
trijumeau dont les corps cellulaires se trouvent dans le ganglion de Gasser. Les fibres 
pénètrent dans la pulpe par le foramen apical et les canaux accessoires et se regroupent au 
centre du canal radiculaire pour former de volumineux faisceaux qui se ramifient dans la 
chambre pulpaire où ils se terminent sous la forme d’un réseau dense de fibres nerveuses 
appelé plexus pulpaire sous-odontoblastique (ou plexus de Rashkow) (Bletsa, Fristad et al. 
2009; Magloire, Couble et al. 2009). Si la plupart des fibres nerveuses sensitives se terminent 
dans ce plexus, certaines se prolongent jusqu’au pôle apical de l’odontoblaste et pénètrent 
dans la prédentine, puis dans la dentine sur une distance d’environ 200 microns (Maeda, 
Iwanaga et al. 1987). Les fibres nerveuses pulpaires sont pour la plupart des fibres 
amyéliniques de type C qui représentent 70 à 90 % des fibres nerveuses des dents définitives 
et temporaires. Ce sont des fibres chimio et thermosensibles, activées essentiellement au 
cours de l’inflammation pulpaire, transmettant la douleur. Elles libèrent également un 
certain nombre de neuromédiateurs, en particulier la substance P. La pulpe contient 
également des fibres A-δ impliquées elles aussi dans la transmission douloureuse. Elles 
seraient stimulées par le déplacement du fluide intratubulaire. Des fibres myéliniques A-β 
ont été mises en évidence dans la pulpe. Elles pourraient être impliquées dans la 
transmission de sensations non douloureuses engendrées par des stimulations dentaires de 
très faible intensité, de type vibratoire (Piette 2001). Ces fibres sont donc responsables de la 
sensibilité pulpo-dentinaire observée en réponse à des stimuli mécaniques, thermiques 
chimiques ou électriques.  
Des fibres sympathiques originaires du ganglion cervical supérieur sont également présentes 
dans la pulpe mais en quantité moins importante. Ce sont principalement des fibres 
noradrénergiques qui régulent la circulation pulpaire grâce à leurs effets vasoconstricteurs. 
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E. Pathologies du parenchyme pulpaire. 
1. Etiologie des pathologies pulpaires 
 
Les pathologies endodontiques trouvent leur origine dans trois types d'agression : 
- bactériennes 
- physiques 
- chimiques 
Les bactéries constituent la cause majeure de pulpite. Les toxines bactériennes et les 
bactéries peuvent entrer en  contact avec le parenchyme pulpaire via les tubuli dentinaires 
lors d’une lésion carieuse ou d’une exposition pulpaire. L’échauffement par les instruments, 
lors du curetage d’une lésion carieuse ou la préparation d’une dent vivante, peut également 
être à l’origine d’une inflammation pulpaire. La section des prolongements odontoblastiques 
par l’instrumentation rotative peut provoquer le relargage de cytokines pro-inflammatoires 
par les odontoblastes.  
Un nombre important de classifications concernant les pathologies pulpaires et périapicales 
existe : histologiques, radiographiques, cliniques.  
La classification clinique apparaît comme la plus adaptée car elle est directement orientée 
vers l'indication ou la contre-indication du traitement. Le diagnostic de l'état pathologique 
pulpaire ou périapical, s’il constitue une étape essentielle, reste difficile à poser. En effet, il 
est basé sur l'analyse des informations obtenues par l’entretien avec le patient et les 
résultats des tests cliniques effectués. Il n’y a donc pas toujours de correspondance entre ce 
diagnostic et l’état inflammatoire du parenchyme pulpaire (Fadavi,Anderson 1996). 
 
a) Pulpite réversible 
 
Cliniquement, la dent est le plus souvent asymptomatique. Dans les cas les plus avancés, des 
douleurs sont observées au contact d'un agent irritant (froid, sucre, acide). Elles sont 
caractérisées par leur brièveté et leur faible amplitude. Le plus souvent ces sensations 
douloureuses sont associées au froid. Le processus inflammatoire est réversible, si l’agent 
causal est éliminé et une étanchéité par restauration est obtenue.  
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Figure 7: Coupe histologique d’une dent diagnostiquée en pulpite réversible (Seltzer and Bender) 
Au niveau histologique, la pulpite réversible est caractérisée par un infiltrat inflammatoire 
faible, une vasodilatation à proximité de la zone lésée, comme le montre la figure 7. 
 
b) Pulpite irréversible 
 
Les douleurs associées à ce degré d'inflammation de la pulpe sont généralement 
spontanées. Elles sont aussi caractérisées par leur rémanence, leur intensité élevée et leur 
irradiation. Ces douleurs sont la plupart du temps récalcitrantes à tout traitement 
médicamenteux. Dans les stades les plus avancés, une desmodontite est associée, rendant la 
dent douloureuse à la percussion. 
 
Figure 8 : Coupe histologique d’une dent diagnostiquée en pulpite irréversible  (Seltzer and Bender) 
La pulpite irréversible est caractérisée histologiquement par un infiltrat inflammatoire 
important, des zones limitées de nécrose et une vasodilatation étendue au parenchyme 
pulpaire (figure 8). 
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c) Nécrose pulpaire 
 
En l’absence de traitement, l’évolution de la pulpite conduit à la nécrose du parenchyme 
pulpaire. Ce stade est caractérisé par une absence de symptôme et de réponse aux 
différents tests de vitalité. Il peut ou non être associé à la présence de lésions des tissus 
périapicaux en raison de la présence de débris nécrotiques et de bactéries dans le système 
canalaire. 
 
Figure 9 : Coupe histologique d’une dent nécrosée (Seltzer and Bender) 
La nécrose pulpaire est caractérisée histologiquement par de larges zones de nécrose 
tissulaire, un envahissement bactérien et la présence de cellules de défense lysées (Figure 
9). 
2. Inflammation  
 
Les odontoblastes, localisés à la périphérie de la pulpe sont les premières cellules à 
rencontrer les bactéries et leurs produits. Les odontoblastes sont des cellules 
immunocompétentes capables de déclencher une réponse inflammatoire (Veerayutthwilai, 
Byers et al. 2007). Lorsque la progression bactérienne parvient au-delà de la barrière 
odontoblastique, les interactions bactéries-cellules augmentent et exacerbent les réactions 
inflammatoires. 
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Les récepteurs TLRs (Toll like receptors) présents sur les membranes cellulaires et des 
endosomes, détectent les composants bactériens et déclenchent la réaction inflammatoire 
par l’activation de facteur nucléaire kappaB (Pevsner-Fischer, Morad et al. 2007). 
La sécrétion de cytokines pro-inflammatoires par les cellules activées et le relargage par la 
déminéralisation dentinaire crée un gradient chémotactique, recrutant et activant les 
cellules du système immunitaire (Reing, Zhang et al. 2009; Kokkas, Goulas et al. 2011) 
Les cellules de défense infiltrant la pulpe, les lymphocytes B et T, les plaquettes, les 
neutrophiles et les macrophages augmentent en nombre au fur et à mesure que la lésion 
progresse. Paradoxalement, l’arrivée de ces cellules provoque des dommages au tissu car les 
cellules relarguent des enzymes protéolytiques digérant  la MEC pour atteindre la zone 
lésée. De plus, ces cellules libèrent des radicaux libres, des enzymes notamment des MMPs 
aux effets délétères sur les protéines, l’ADN et les lipides. L’exposition des cellules à ces 
molécules peut induire nécrose ou apoptose par activation de la voie des MAP-kinase ou la 
voie du NFkappa B (Fiers, Beyaert et al. 1999; Simon, Berdal et al. 2011). Les activateurs de 
ces voies de signalisation, le stress cellulaire, l’exposition du LPS bactérien et les chocs 
thermiques, participent à l’inflammation pulpaire (Guha,Mackman 2001). 
Les rôles des réseaux capillaires et nerveux sont à prendre en compte lors de l’inflammation 
pulpaire. La vasodilatation lors de la réponse inflammatoire permet l’apport de cellules 
immunitaires et de progéniteurs périvasculaires (Sloan,Smith 2007; Toda, Ayajiki et al. 2012) 
L’innervation dentaire participe aussi à la réponse inflammatoire. Lors d’une inflammation 
neurogénique, les nerfs afférents réagissent aux antigènes bactériens par le relargage de 
neuropeptides qui recrutent et activent le système immunitaire (Caviedes-Bucheli, Munoz et 
al. 2008; Cooper, Takahashi et al. 2010; Manuja, Nagpal et al. 2010). Plusieurs neuropeptides 
ont une action reconnue dans ces mécanismes inflammatoires : les Calcitonin Gene Related 
Peptide (GRP),Calcitonine (CT),Substance P (SP) sont retrouvées dans les pulpes 
inflammatoires. 
 
Si le processus inflammatoire pulpaire est relativement bien connu au niveau histologique, 
les tests cliniques ne permettent pas de connaître le degré d’inflammation du tissu pulpaire. 
La mise au point de moyens diagnostiques complémentaires aux « tests de vitalité » 
constituerait une étape intéressante pour la mise en place de traitement de régénération 
pulpaire.  
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II. Enjeux de la régénération 
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L’infection de la pulpe dentaire causée par la carie ou par un traumatisme, nécessite souvent 
un traitement endodontique. Ce traitement a pour but d’éliminer l’ensemble du 
parenchyme pulpaire vascularisé et innervé, les bactéries et leurs toxines. Le nettoyage par 
des agents chimiques est associé à une mise en forme mécanique du réseau canalaire afin 
d’obtenir la désinfection du réseau canalaire. Le maintien dans le temps de cette 
désinfection est recherché par une obturation étanche et complète du réseau canalaire par 
un matériau inerte.(Huang 2008; Huang 2009). 
Malgré un succès clinique rapporté, les études évaluant les traitements endodontiques 
montrent des taux d’échec très importants, avec environ 70% de traitements insatisfaisants 
par manque d’étanchéité, contamination bactérienne ou persistance des pathologies 
infectieuses ou inflammatoires de la pulpe.  En effet, la complexité de l’anatomie radiculaire 
crée des zones non instrumentables, peu accessibles aux solutions de désinfection 
(Robinson, Lumley et al. 2012) et aux produits d’obturation canalaire. Une dent traitée 
endodontiquement a 5 à 10 fois plus de risques de présenter une lésion apicale 
(Buckley,Spangberg 1995; Friedman, Abitbol et al. 2003) induisant un essaimage bactérien 
pouvant conduire à une greffe bactérienne sur un organe vital (cœur, rein, articulation...). De 
plus, du fait de l’absence d’apport sanguin et de la disparition de la proprioception, les 
propriétés de résistance de la dentine aux pressions axiales diminuent, conduisant à 
l’apparition de fissures, puis de fractures qui peuvent condamner la dent à l’extraction. En 
outre, la perte de vitalité pulpaire des dents permanentes immatures implique l’arrêt de la 
formation de la dentine et la maturation de la dent.  
Ainsi, les recherches actuelles en endodontie travaillent à la mise au point de méthodes 
alternatives, efficaces, fiables et sûres (Nakashima,Akamine 2005; Murray, Garcia-Godoy et 
al. 2007). Il existe notamment une volonté de créer des alternatives biologiques au 
traitement endodontique, avec le développement de « l’endodontie régénératrice », visant à 
l’élimination des tissus pulpaires infectés ou nécrosés et leur remplacement par un tissu 
pulpaire régénéré pour revitaliser les dents. 
De nombreux scientifiques et dentistes travaillent ensemble à la réalisation de ce projet 
ambitieux (Tziafas 2004; Nakashima,Akamine 2005; Huang 2009; Sun, Jin et al. 2011; Rai, 
Kaur et al. 2012; Iohara, Murakami et al. 2013; Masthan, Sankari et al. 2013), dont le but 
ultime de ce traitement régénérateur vise à reconstituer le continuum de tissu à la frontière 
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pulpe-dentine en régulant les procédés spécifiques de dentinogenèse tertiaire (Tziafas 
2004).  
Bien que le potentiel de régénération de la pulpe dentaire ait été considéré pendant 
longtemps  comme extrêmement limité, en particulier dans les dents matures, les avancées 
dans le domaine de l'ingénierie tissulaire et les connaissances de la biologie des cellules 
souches favorisent aujourd’hui l'émergence de la diversité des approches pour la 
régénération d'une pulpe fonctionnelle.  
A.  Traitement par formation d’un pont dentinaire  
 
Comme évoqué plus haut, il est désormais démontré qu'une population de cellules 
progénitrices se trouve au sein de la pulpe dentaire, qu’elles peuvent se différencier en cas 
d’agression pulpaire. Ainsi, les odontoblastes détruits peuvent être remplacés par de 
nouvelles cellules pseudo-odontoblastiques (odontoblast-like), issues de la différenciation 
des cellules mesenchymateuses indifférenciées (Nakashima,Akamine 2005; Huang 2008; 
Huang 2009; Huang, Gronthos et al. 2009; Scheller, Krebsbach et al. 2009; Sun, Jin et al. 
2011).  
Les thérapeutiques de maintien de la vitalité pulpaire par formation d’un pont de dentine 
réparatrice, après une lésion pulpaire réversible, reposent sur ce principe. Cependant, le 
pronostic d’un coiffage pulpaire dans les cas de caries dentinaires profondes ou de 
traumatismes reste assez imprévisible et doit donc être limitée à quelques cas bien 
sélectionnés (Bashutski,Wang 2009).  En effet, les résultats de cette thérapie sont très 
dépendants du type d’effraction pulpaire, de l’état inflammatoire de la pulpe, de l'âge de la 
dent, des modalités de traitement (choix du matériau de coiffage) et de l'étanchéité de la 
restauration (Mjor 2002; Murray, Windsor et al. 2002; Ward 2002; Murray, About et al. 
2003; Tziafas 2004). De plus, le diagnostic clinique du degré d’inflammation pulpaire est 
délicat à poser, il n’existe pas actuellement de lignes directrices fondées sur la preuve, 
permettant aux cliniciens de déterminer quels cas méritent d'être traités par coiffage 
pulpaire (Huang 2008; Sun, Jin et al. 2011). De fait, il n’est pas rare que les dents ainsi 
traitées nécessitent ensuite un traitement endodontique.  
Les progrès dans la compréhension de la composition moléculaire et des  
mécanismes cellulaires qui régulent la dentinogenèse offrent de nouvelles voies de 
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recherche régénérative, dans lesquelles la pulpe endommagée est éliminée  
partiellement ou entièrement et remplacée par un tissu pulpaire sain issu de la régénération 
pulpaire. Ainsi, il est d’usage de distinguer  la régénération partielle in situ de la pulpe, de la 
synthèse de novo et donc du remplacement total de la pulpe (Nakashima,Akamine 2005; 
Huang, Gronthos et al. 2009; Sun, Jin et al. 2011). 
 
B.  Régénération partielle in situ de la pulpe 
 
Les biotechnologies visant à la régénération partielle de la pulpe sont basées sur 
l'observation que l'inflammation pulpaire est compartimentée dans un premier temps avant 
que l'ensemble du tissu ne  soit concerné (Huang 2008; Huang 2009; Huang, Gronthos et al. 
2009). Les données actuelles suggèrent que la partie saine de la pulpe pourrait non 
seulement être conservable mais surtout avoir le potentiel pour régénérer la partie perdue 
(Huang 2009). Afin de favoriser cette régénération, des dispositifs médicaux inductifs ou des 
pulpes artificielles, constituées de DPSCs peuvent être insérés dans l'espace pulpaire libéré 
pour faciliter la récupération totale du tissu et la génération d’une nouvelle dentine (Huang 
2009; Sun, Jin et al. 2011).  
 Avant même l’identification des DPSC, la régénération pulpaire a été étudiée 
en utilisant des modèles in vitro et in vivo de culture de cellules pulpaires  
sur des polymères synthétiques d'acide polyglycolique (PGA) (Mooney, Powell et al. 1996; 
Bohl, Shon et al. 1998; Buurma, Gu et al. 1999). Ces études ont posé les bases de l’ingénierie 
tissulaire pulpaire en montrant que des tissus apparentés à la pulpe pouvaient être ainsi 
obtenus in vitro (Mooney, Powell et al. 1996; Bohl, Shon et al. 1998) et qu’ils survivaient lors 
d’implantations ectopiques sous-cutanées chez la souris immunodéprimée (Buurma, Gu et 
al. 1999). Depuis, les connaissances sur les cellules progénitrices de la pulpe, ont permis de 
différencier les cellules souches afin leur faire synthétiser de la dentine in vitro puis in vivo 
après implantation dans une canine de chien (Iohara, Nakashima et al. 2004). L’utilisation de 
matrices implantables, ensemencées de cellules souches, a permis de régénérer très 
partiellement des pulpes lésées chez le chien (Huang, Yamaza et al. 2010). 
Techniquement, cette approche consiste à éliminer le tissu pulpaire caméral puis à mettre 
en place dans la chambre pulpaire une matrice cellularisée ou non cellularisée réalisée au 
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préalable.  In vitro, la réalisation d’un tissu reproduisant le parenchyme pulpaire est réalisé. 
Deux modèles de régénération pulpaire partielle ont été proposés et expérimentés chez 
l’animal. Le premier modèle consiste à implanter un culot de DPSCs autologue au niveau 
d’une pulpotomie partielle, le second à mettre en place une matrice de collagène 
ensemencée de cellules souches triées (CD31-, CD146-) dans la chambre pulpaire après 
pulpotomie chez l’animal. 
Notre approche de la régénération pulpaire s’est donc concentrée sur la régénération 
partielle, dont la mise en œuvre semble plus simple. Une fois la régénération partielle 
maîtrisée, la meilleure compréhension des mécanismes moléculaires de cicatrisation 
permettra d’aborder la synthèse de novo de la pulpe dentaire. 
 
Les concepts d'ingénierie tissulaire appliqués à la pulpe dentaire ont été étudiés in vitro et in 
vivo (Mooney, Powell et al. 1996). Le collagène constitue l’élément principal de la matrice 
extracellulaire de la pulpe dentaire et l’implantation in vivo de matrices collagéniques 
ensemencées de cellules ont montré la possibilité de vascularisation de ces matrices. Afin de 
ne pas créer une inflammation liée à la dégradation de produits de la matrice, le collagène 
de type I semble parfaitement adapté. 
Les traitements de revascularisation sont proposés lors d’atteintes pulpaires sur des dents 
permanentes immatures. Cette technique semble intéressante mais limitée aux dents très 
immatures. La nature du tissu présent dans le canal et la possibilité d’allongement 
radiculaire font l’objet de débats (Neha, Kansal et al. 2011; Nosrat, Seifi et al. 2011; 
Andreasen,Bakland 2012) 
C.  La synthèse de novo de la pulpe:  
 
Lorsque le tissu pulpaire est entièrement détruit, la synthèse de novo de la pulpe doit avoir 
lieu dans le but de régénérer le tissu. Le volume de la pulpe mature est très faible (environ 
10-100 μl), par conséquent, la régénération de la pulpe devrait être relativement plus simple 
que celle pour les grands organes ou de tissus. Cependant, ce tissu est considéré comme un 
tissu difficile à concevoir et à régénérer en raison des caractéristiques suivantes: 1) une 
situation unique anatomique des tissus de la pulpe contenus dans une cavité ayant un 
foramen apical étroit, compliquant l'angiogenèse lors de l'ingénierie tissulaire; 2) la structure 
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du tissu pulpaire, les différents types de cellules (par exemple, les odontoblastes) en 
différents couches et zones d'innervation. 
Récemment, plusieurs équipes ont montré la faisabilité de l’implantation et de la survie de 
cellules dans la dent in vivo. L’équipe d’Huang (Huang 2009) a montré la réalisation de tissu 
minéralisé par l’implantation de cellules parodontales dans chambre pulpaire de la canine de 
chien.  Iohara et al (Iohara, Murakami et al. 2013) montrent une régénération pulpaire à 
partir de différentes cellules souches, leur permettant d’obtenir un tissu pulpaire vascularisé 
et innervé. 
 
D. Ingénierie tissulaire 
 
Un type de cellules mésenchymateuses souches de la pulpe dentaire humaine a été 
identifiée par Gronthos et Shi (Gronthos, Mankani et al. 2000). Ces cellules ont été nommées 
après l’éruption dentaire, cellules souches pulpaires (DPSC) et ont montré leur aptitude à 
former un complexe dentine/odontoblaste in vitro. En dehors des DPSC, plusieurs autres 
types de cellules souches ou progénitrices de tissus dentaires ont été isolés et caractérisé, ce 
sont les cellules souches des dents de lait exfoliées (SHED), les cellules souches du ligament 
(PDLSCs), des cellules souches de papille apicale (SCAPs) et les cellules souches du follicule 
(DFPCs). De nombreuses études in vitro montrent le potentiel de différenciation des cellules 
souches pulpaires en de très nombreux types cellulaires (Kim, Xin et al. 2010). In vivo, ces 
cellules ont aussi démontré leur capacité de régénération tissulaire. Les cellules souches 
pulpaires ont été utilisées pour la régénération osseuse (d'Aquino, Graziano et al. 2007; 
Graziano, d'Aquino et al. 2007). La réparation du muscle cardiaque a été permise par des 
cellules souches dentaires (Gandia, Arminan et al. 2008). Des études portant sur l’utilisation 
de cellules souches dentaires dans les dystrophies musculaires ont été réalisées (Kerkis, 
Ambrosio et al. 2008). Plus récemment in vivo, les DPSCs ont été utilisées pour la 
régénération tissulaire nerveuse (de Almeida, Marques et al. 2011). Au niveau dentaire, des 
cellules souches pulpaires ont été utilisées pour réparer des défauts osseux parodontaux 
(Mohamadreza, Khorsand et al. 2012).  
 Aujourd’hui, différentes sociétés privées proposent de cryoconserver les cellules souches 
pulpaires (Genecell International®, USA) issues de dents extraites. Les cellules conservées 
pourraient ainsi être utilisées dans le cadre de thérapies impliquant les cellules souches. 
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Pour le moment, ces sociétés privées n’interviennent pas en France et dans la plupart des 
pays européens. Ces « banques » de cellules permettraient un accès rapide aux cellules et la 
réalisation en un délai court de matrices implantables chez les patients. 
La thérapie cellulaire est efficace pour la réparation de défauts de taille importante. 
L’approche des cellules souches fournit de meilleurs résultats en raison de leurs capacités de 
division et de différenciation en réponse à des signaux micro-environnementaux. En raison 
de ces caractéristiques, l’emploi de cellules souches pulpaires en vue de la régénération 
pulpaire paraît être la meilleure voie. 
E. Régénération partielle de la pulpe 
 
Cette technique repose sur le fait que l'inflammation pulpaire reste compartimentée un 
certain temps, avant que l'ensemble du tissu ne soit atteint (Huang 2009). Les données 
actuelles suggèrent que la  partie saine de la pulpe pourrait être conservée et aurait, de plus, 
le potentiel pour régénérer la partie perdue (Huang 2009). Afin de permettre  cette 
régénération, des dispositifs médicaux inductifs ou des reconstructions d’ingénierie tissulaire 
de pulpe basées les DPSC, peuvent être insérés dans l'espace pulpaire (Huang 2009).  
L’angiogenèse est l’un des points clefs pour la survie des matrices implantées dans la dent, 
mais elle est compliquée par le faible diamètre du foramen apical. La conservation du 
parenchyme pulpaire canalaire permet de s’appuyer sur la vascularisation radiculaire déjà en 
place et de mettre la matrice directement en contact avec les vaisseaux présents.  
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III. Objectifs 
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Ce travail s’inscrit dans un projet global du laboratoire d’ingénierie orofaciale à partir des 
cellules souches mésenchymateuses. Il a pour buts de poser les jalons de la régénération 
pulpaire, à travers la mise au point d’une pulpe équivalente implantée dans un modèle 
murin. Nous nous sommes placés dans un contexte de régénération pulpaire partielle, en 
utilisant une population de cellules pulpaires hétérogènes. Pour l’ensemble des 
manipulations in vivo,  nous avons travaillé en allogreffe. 
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IV. Matériel et méthodes 
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Tous les protocoles d’expérimentation animale de cette étude ont été préalablement 
approuvés par le comité d’éthique de l’Université Paris Descartes (N° CEA34.CC.010.11). 
A. Matériel 
 
1. Cultures cellulaires  
 
Les cellules pulpaires sont préalablement cultivées en 2 dimensions d’après le protocole de 
Gronthos et coll. (Gronthos, Mankani et al. 2000), avant l’implantation dans les matrices de 
collagène. 
 Cellules pulpaires humaines  
Avec l’accord du patient, des dents de sagesse extraites (patients en bonne santé générale, 
âgés de 18 à 30 ans) sont collectés dans les centres hospitalo-universitaires de l’hôpital 
Bretonneau à Paris et de l’hôpital Louis-Mourrier à Colombes. Les surfaces dentaires sont 
désinfectées avec une solution de polyvidone iodine (Betadine®). Dans un environnement 
stérile, les dents sont fracturées et la pulpe dentaire isolée et disséquée en blocs d’1 à 2 mm 
de large. Ces blocs sont incubés à 4°C pendant 1h dans une solution de PBS 1X, 1% 
fongizone, 1% pénicilline/stréptomycine puis 2h à 37°C dans une solution de PBS 1X, 
collagénase de type I,  3mg/ml (Wothington Biochem, Freehold, NJ) et dispase, 4 mg/ml 
(Boehringer, Mannheim, Germany). La digestion enzymatique est stoppée par ajout d’α-
MEM, 20%SVF. La suspension cellulaire ainsi obtenue est centrifugée (1000 g) pendant 5 
min. Les cellules sont resuspendues et mises en culture dans des flasques T12.5 (Falcon) 
avec du α-MEM (Gibco, Grand Island, NY, USA) supplémenté avec 20% de SVF, 1% 
pénicilline/stréptomycine à 37°C sous une atmosphère de 5% de CO2. Les milieux sont 
renouvelés 2 fois par semaine. 
 Cellules pulpaires de rat 
Des rats LEWIS (Janvier) âgés de 5 jours sont sacrifiés afin de prélever les germes de molaires 
qui sont mis en culture selon le même protocole que celui des cellules humaines. Dans ce cas 
nous utilisons des flasques T12.5 (Falcon) coatées à 0.1% de gélatine. Nous utiliserons 
également de l’α-MEM, 20% SVF, 1% pénicilline/stréptomycine, 1ng/ml FGF2. Les milieux 
sont renouvelés 2 fois par semaine. 
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2. Préparation des matrices 
 
Les cellules pulpaires préalablement cultivées en 2 dimensions, selon Gronthos (Gronthos et 
al., 2000), seront ajoutées lors de la polymérisation du collagène de type I, (Bell et al., 1979; 
Coulomb et al., 1998; Miller et al., 2003). En bref, le pH de la solution de collagène sera 
ajusté à 7,4, les cellules de la pulpe seront ajoutées pour ajuster la concentration finale à 2 
millions de cellules/ml, le milieu de culture (DMEM, 1 PS%) ajouté sans sérum. 
Du collagène de type I est extrait de tendons de queue de rat dans une solution d'acide 
acétique selon le protocole de (Bell, Ivarsson et al. 1979; Coulomb, Friteau et al. 1998; 
Chaussain Miller, Septier et al. 2002).  
La préparation de 10 matrices ensemencées nécessite le mélange sur glace de collagène de 
type I 1 mg/ml ,1X de DMEM, 1X de bicarbonate de soude et du DMEM sans sérum 
contenant les cellules (8 × 105 cellules/matrice). 
Ce mélange est versé dans une plaque de culture pour suspension cellulaire, afin 
d’empêcher l'adhérence des cellules sur le fond du puits, et incubé 1 heure à 37° C dans 5% 
de CO2. Après cette heure de polymérisation du collagène, du DMEM, 1% PS sans sérum est 
ajouté. 
 Ces matrices constituent les « pulpes équivalentes » et restent dans l’incubateur de 4 à 24 
heures avant leur implantation. 
 
3. Marquage à l’oxyne-Indium 111 
 
Pour les expérimentations avec marquage radioactif, la manipulation s’est faite au 
laboratoire d’Anne Gruaz (Inserm Crb3). 
Les DPSCs sont classiquement rincées au PBS1X puis détachées par de la trypsine 0,05% 
/EDTA à 0,02% (Sigma-Aldrich, St Louis, MO, USA) à 37°C puis centrifugées à 1000 g pendant 
5 min. Le culot cellulaire est remis en suspension dans du milieu et la concentration 
cellulaire est mesurée à l’aide d’une cellule de Malassez. 
Pour réaliser le marquage, 25.106 cellules sont mélangées avec 51,5 MBq d’oxyne-Indium 
111 (Covidien Pharmaceuticals, Elancourt, France) et 1 ml de tampon Tris du kit de 
marquage puis incubées pendant 30 min à 37° C. Les cellules sont ensuite rincées deux fois 
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avec du DMEM sans sérum, et les concentrations de radioactivité des surnageants et culots 
cellulaires sont mesurées dans un compteur (Cobra II, Packard, USA).  
Le rendement de marquage à l’oxyne-Indium 111 peut ainsi être déterminé, il est exprimé 
par le rapport du comptage des cellules en suspension après le lavage (comptages des 
cellules) sur  le surnageant du culot  (activité totale obtenue juste après  le marquage).  
Dans nos expérimentations chez le rat, le contrôle choisi est constitué de matrices 
ensemencées de cellules marquées radioactivement, puis lysées, avant mélange avec le 
collagène. La lyse cellulaire est obtenue par la suspension du culot cellulaire dans une 
solution hypotonique (eau distillée) pendant 5 min. 
 
B. In vivo 
1. Implantation ectopique 
 
Les 6 rats utilisés lors de cette manipulation sont des rats LEWIS (Janvier) de 6 semaines Les 
rats sont anesthésiés par une injection intrapéritonéale d’une solution de 0.1 ml/10g de 
kétamine 20% (Imalgène 500, Bayer Pharma) et xylazine 5% (Rompun 2%, Merial Inc.). Le rat 
est placé en décubitus ventral. Le dos est rasé puis désinfecté (Betadine®). Une incision est 
pratiquée à l’aide d’un bistouri côté doit du rat puis une poche sous cutanée réalisée à l’aide 
de ciseaux. Un lattis avec ou sans cellules est disposé dans la poche sous-cutanée. Les berges 
de la plaie sont suturées (fil non résorbables, 4-0, Ethicon®). La même opération est répétée 
côté gauche avec une matrice sans cellules si le côté droit a reçu une matrice cellularisée et 
vice-versa Le sacrifice de 3 animaux a eu lieu 15 jours après l’implantation et les 3 autres 
animaux 30 jours après l’implantation. 
  
2. Implantation dans la dent 
 
 Le modèle expérimental consiste à faire évoluer le modèle d’effraction pulpaire, utilisé 
depuis de nombreuses années dans le laboratoire (Decup, Six et al. 2000; Lacerda-Pinheiro, 
Jegat et al. 2006; Jegat, Septier et al. 2007; Six, Septier et al. 2007; Goldberg, Farges et al. 
2008; Tran, Gorin et al. 2012). 
Les 10 rats (5 rats implantés avec des cellules lysées, 5 rats avec des cellules entières) sont 
anesthésiés par une injection intrapéritonéale d’une solution de 0.1 ml/10g de kétamine 
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20% (Imalgène 500, Bayer Pharma) et Xylazine 5% (Rompun 2%, Merial Inc.). Au  niveau de la 
première molaire maxillaire, une cavité occlusale est réalisée par fraisage (fraise boule 
surtaillée, ISO 005, Maillefer, turbine Kavo GentleSilence) sous microscope (Zeiss, Pico) 
permettant l’accès à la chambre pulpaire. Le plafond de la chambre pulpaire est ensuite 
effondré et l’exérèse du parenchyme pulpaire camérale complétée. L’hémostase est 
obtenue par compression à l’aide de cônes de papier stériles. Les matrices cellularisées sont 
mises en place dans l’espace qu’occupait la pulpe camérale. La cavité d’accès est ensuite 
isolée de façon étanche par la mise en place d’un ciment biocompatible (Biodentine, 
Septodont) puis d’une couche de composite photopolymérisable (FloRestore, Denmat). Les 
rats sont ensuite sacrifiés à 1 mois.  
 
C. Techniques d’imagerie 
 
1. µscanner 
 
Le système (Microscanner Skyscan 1172#060 – Caméra CCD 5x10 cm) est composé 
d’un tube radio fixe et d’un capteur CCD. Les images ont été obtenues à 80 V et 100 µA, un 
filtre Aluminium d’1 mm d’épaisseur étant mis en place. Les échantillons étaient placés dans 
un cryotube contenant de l’alcool 70°, le bouchon de ce cryotube rendu solidaire de l’axe de 
rotation du micro-scanner. Pour chaque échantillon, une série de 400 acquisitions a été faite 
avec une rotation de 0,45° entre chaque image. Les séries d’acquisition ont ensuite été 
reconstruites pour chaque échantillon, enregistrées sous le format DICOM puis analysées. 
 
2. SPECT 
 
Les cellules précédemment décrites ont été marquées à l’oxyne-Indium 111 (Covidien 
Pharmaceuticals, Elancourt, France) avant leur mise en place chez les rats. Cette technique 
permet de localiser les cellules marquées grâce aux méthodes de scintigraphie. Le système 
NanoSPECT/CT de Bioscan a été utilisé, il permet notamment de superposer en 3D le signal 
du marqueur et l’anatomie donnée par l’acquisition au scanner. 
Les acquisitions scanner ont été réalisées pendant 9 minutes (acquisition de la tête 
uniquement), 25 min (corps entier) à 55kVP. 
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Les acquisitions SPECT ont été réalisées pendant 15 min minutes (acquisition de la tête 
uniquement), 35 min (corps entier). 
  
3. Autoradiographie 
 
Après cryofixation à l’azote liquide, les matrices cellularisées ont été passées au cryotome 
après inclusion en OCT® afin d’obtenir des coupes de 20µm d’épaisseur déposées sur une 
lame de verre. Les lames  ont été rendues conductives par l’application d’adhésif métallisé 
du côté libre de la lame puis placée dans la chambre du beta-imageur (BIOSPACE LAB), sous 
atmosphère partielle d’argon. Les données ont été acquises durant toute la nuit. 
D. Analyse histologique 
 
Lors du sacrifice, après anesthésie, la fixation des tissus est réalisée par une perfusion 
intracardiaque de para-formaldéhyde à 4%. Les maxillaires sont prélevés, puis immergés 
dans une solution de para-formaldéhyde à 4% pendant 5 jours. La déminéralisation est 
réalisée par immersion dans une solution d’acide nitrique à 7% pendant 36 heures. 
Les pièces histologiques sont ensuite déshydratées par passage successifs dans des bains 
d’alcools croissants puis de toluène, avant inclusion dans la paraffine (Paraplast®). Des 
coupes longitudinales de 7 µm d’épaisseur sont réalisées au microtome. 
Les coupes en paraffine sont déparaffinées dans des bains de toluène et réhydratées dans 
des bains d’alcool décroissants avant coloration ou immunohistochimie. 
1. Coloration à l’Hémalun-éosine 
 
Cette coloration permet l’observation histologique des tissus dentaires et péridentaires. 
Les coupes déparaffinées et réhydratées sont plongées dans un bain d’hémalun pendant 4 
minutes. Après rinçage, elles sont immergées durant 4 minutes dans un bain d’éosine puis 
rincées à l’eau acétifiée. 
Un dernier rinçage à l’eau puis la déshydratation en alcools croissants et enfin en bain de 
toluène précèdent le montage des lames au DPX®. L’observation peut ensuite se faire en 
microscopie photonique. 
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2. Coloration au Trichrome de Masson 
 
Cette coloration a été employée pour l’étude histologique des matrices placées dans le dos 
des animaux. 
Les coupes déparaffinées et réhydratées sont plongées dans un bain d’hémalun pendant 4 
minutes. Après rinçage, elles sont immergées durant 4 minutes dans de la Fuchsine Ponceau 
puis rincées à l’eau acétifiée, 5 %. Elles sont ensuite plongées dans l’Orangé G-Molybdique, 4 
min, à nouveau rincées à l’eau acétifiée puis contre-colorées au Vert-Lumière pendant 5 
min.  
Un dernier rinçage à l’eau puis la déshydratation en alcools croissants et enfin en bain de 
toluène précèdent le montage des lames au DPX®. L’observation peut ensuite se faire en 
microscopie photonique. 
 
3. Immunohistochimie 
 
L’immunohistochimie permet de localiser une protéine d’intérêt dans le tissu grâce à la 
liaison spécifique d’un anticorps primaire (mono- ou polyclonal) ciblant notre antigène 
recherché. Cet anticorps primaire est mis en évidence par un anticorps secondaire couplé à 
une peroxydase. 
Les coupes sont déparaffinées et déshydratées selon le protocole classique. 
Les lames sont immergées pendant 30 minutes dans un bain de méthanol (150 mL) à 0,4 % 
de peroxyde d’hydrogène à 30% (600 µL)  
Le blocage des sites antigéniques non spécifiques se fait directement par immersion des 
lames dans une solution de PBS 1X-BSA à 1%  
 L‘anticorps anti facteur Von Willebrand (FvW) dilué au 1/200 (Abcam ab-6994), l’anticorps 
anti-CGRP, « Calcitonine gene related peptide » (CGRP) dilué au 1/2000 (Sigma-Aldric C189), 
l’anticorps anti-Proliferating Cell Nuclear Agent (PCNA), dilué au 1/200 (Calbiochem) ou 
l’anticorps anti alpha-Smooth Muscle Actin (SMA) dilué au 1/300 (Abcam ab-5694) sont 
déposés sur les coupes et incubés 1h30 en chambre humide à température ambiante. 
Les lames sont ensuite incubées en chambre humide pendant 1h30 avec l’anticorps 
secondaire, concentré au 1/100ème (couplé à une peroxydase). 
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Les lames sont immergées dans une solution de3-3’ Diaminobenzidine (DAB) à 0,04% de 
peroxyde d’hydrogène 30% (40 mg de DAB, Sigma, 150 mL de PBS1X et 60 µL d’H2O2) 
pendant 20 min à température ambiante. Entre chaque étape, les lames sont soigneusement 
rincées au PBS 1X/BSA 1%. 
Les lames sont ensuite montées en milieu aqueux (DEPEX) afin d’être observées en 
microscopie photonique. 
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V. Résultats 
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A. Mise au point du modèle 
1. Prélèvement et culture de cellules pulpaires de rat 
 
Afin de pouvoir implanter les cellules pulpaires chez d’autres rats, des rats LEWIS sont 
utilisés. Les germes de molaires sont extraits chez des rats âgés de 5 jours, les pulpes  sont 
ensuite disséquées et mises en culture selon le protocole.  
  
Figure 10 : Cellules pulpaires de rat (P0)  en culture (A) et cellules pulpaires humaines (B) 
Diverses conditions de cultures ont été testées, et les meilleurs résultats en termes de  
prolifération ont été obtenus avec de l’αMEM  supplémentés à 20% SVF, 1% PS. Le 
phénotype des cellules pulpaires de rat est légèrement différent par rapport aux cellules 
pulpaires humaines: les cellules pulpaires de rat apparaissent moins fusiformes que les 
cellules humaines (Fig.10) 
2. Mise au point de la culture en 3D 
 
La culture de cellules en 3 dimensions est une étape essentielle en vue de l’implantation de 
matrice à la place du parenchyme pulpaire caméral. En effet, l’environnement en 3 
dimensions permet de replacer les cellules dans des conditions proches des conditions 
physiologiques.  
Les différents tests d’ensemencement cellulaire et le contrôle de la densité cellulaire par des 
coupes histologiques des lattis ont permis de déterminer une densité cellulaire optimale à 1 
million de cellules pour 100 µl. 
La prolifération au sein des matrices, a été mise en évidence. En effet, nous avons constaté 
une augmentation du nombre de cellules jusqu’au 6ème jour de culture (Fig.11).  
A B 
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Figure 11 : Analyse de la prolifération cellulaire dans les matrices de collagène 
Les cellules pulpaires sont capables de proliférer au sein d’une matrice de collagène I. 
 
L’analyse de la répartition des cellules au sein des matrices et de la radioactivité a été 
réalisée par microscopie optique et par autoradiographie de cellules marquées à l’oxyne-
Indium. Les premières matrices fortement ensemencées montraient une mauvaise 
répartition des cellules (figures 12 et 13, A) au sein de la matrice avec la présence d’agrégats. 
 
 
 
 
Figure 12: Imagerie de SPECT / CT d’un essai de marquage de cellules pulpaires dans une matrice collagènique 
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 L’amélioration du protocole d’ensemencement des cellules lors de la réalisation des 
matrices a permis d’obtenir une répartition homogène des cellules au sein de ces matrices 
(figure 4, B). L’autoradiographie des coupes de matrices cellularisées montre une répartition 
homogène des cellules au sein des matrices. 
 
Figure 13 : Imageries obtenues par Beta imager 
L’imagerie fournie par le beta-imager montre une répartition inhomogène lors des premiers essais (A) puis une 
répartition homogène au sein de toute la matrice (B) avec la nouvelle technique d’ensemencement.  
 
3. Implantation ectopique 
 
Avant de réaliser une technique complexe d’implantation dans la dent, la biocompatibilité 
des matrices cellularisées et non cellularisées a été testée in vivo en implantation ectopique. 
A 15 jours, les matrices étaient bien intégrées dans les tissus au niveau du site 
d’implantation, rendant difficiles leur localisation. A 1 mois, peu de matrices ont été 
retrouvées car parfaitement intégrées aux tissus du site d’implantation. Histologiquement, 
une absence d’inflammation était notée. 
  
Figure 14 : Coupe d’une matrice cellularisée implantée en sous-cutané chez le rat 
Coloration à l’Hémalun-éosine (m : matrice implantée, D : derme). La matrice est parfaitement intégrée aux tissus voisins 
(A). A plus fort grandissement, les cellules et les vaisseaux sont mis en évidence (B)  
200 µm m 
m 
D 
A B 
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Les coupes histologiques colorées à l’hémalun-éosine montrent la présence de nombreuses 
cellules au sein des matrices cellularisées et d’une vascularisation au niveau de la matrice 
implantée (Figure 14, A, B).  
 
Figure 15 : Coupe histologique de matrice implantée (coloration au Rouge Sirius) 
La coloration au rouge Sirius observée en lumière polarisée (Fig.15 B) ne montre pas 
d’organisation particulière des fibres de collagène (absence de « mineralization foci » au sein 
de la matrice), ne laissant pas suggérer de début de minéralisation de la matrice implantée. 
 
Nous proposons ici une pulpe équivalente, composée d’une matrice de collagène 
ensemencée de cellules souches pulpaires. Ce modèle vise à reconstruire une matrice 
extracellulaire mimant l’environnement naturel des cellules. L’innocuité de nos matrices a 
été testée et montre une parfaite tolérance de l’organisme. 
4. Mise au point du modèle d’implantation dans la molaire 
de rat 
 
Le modèle traditionnel d’effraction pulpaire au laboratoire étant réalisé en routine, nous 
avons utilisé l’expérience acquise pour mettre au point le modèle de pulpotomie puis 
d’implantation de matrice dans la chambre pulpaire (Fig.16). 
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Figure 16 : Schéma présentant les différents matériaux implantés 
Sur le plan théorique, la mise en œuvre semble relativement simple. 
Un premier test utilisant des cellules sans marquage radioactif a permis de cerner les 
difficultés techniques (Figure 17). 
 
  
Figure 17 : Perforation du plancher pulpaire 
La faible épaisseur des parois de dentine explique les perforations du plancher observées lors des premières tentatives. 
(Coloration à l’hémalun éosine) 
Les essais préliminaires ont pu mettre en évidence des fractures dentaires mésio-distales et 
de la crête marginale distale causées par une élimination trop importante des tissus 
minéralisés. En l’absence de fracture, aucune perte d’obturation n’a été notée (Figure 18). La 
matrice étant disposée sur une compresse stérile avant la mise en place dans la chambre 
pulpaire, son volume était diminué à cause de l’aspiration de liquide par le tissu, d’où un 
volume et une épaisseur trop faibles de cette matrice avant l’implantation. Il a suffi de 
déposer la matrice sur une plaque de culture cellulaire pour éviter ce problème. 
 
d 
500 µm 
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Figure 18 : Pulpotomie sans perforation 
Les essais ont permis d’optimiser les protocoles et d’obtenir une répétitivité des pulpotomies et mise en place des 
matrices.  
L’un des points importants de cette technique d’implantation est la mise en place d’un 
ciment biocompatible au contact direct de la matrice cellularisée. Un silicate de calcium, 
Biodentine (Septodont) a été utilisé lors de nos expérimentations (Figure 19). Il n’a pas été 
noté de réaction inflammatoire au niveau de cette interface 
 
 
Figure 19 : Interface matrice / silicate de calcium (coloration hémalun-éosine) 
 
Les difficultés techniques ayant été surmontées, la réalisation de l’implantation de matrices 
dans la première molaire maxillaire de rat a pu être réalisée de façon répétitive. 
m 
d 
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Figure 20 : Technique d'implantation des matrices dans la première molaire maxillaire de rat après pulpotomie 
Le silicate de calcium n’ayant pas une résistance à l’abrasion suffisante, un adhésif et un 
composite flow sont utilisés (Figure 20). 
L’analyse par µCT des essais a permis de constater le volume occupé par la matrice et la 
bonne stratification silicate de calcium et composite flow (Figure 21). 
 
Figure 21 : Image de µCT juste après un essai d'implantation 
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La mise au point de la technique de pulpotomie suivie de l’implantation d’une matrice dans 
la chambre pulpaire puis la mise en place d’une restauration biocompatible étanche étaient 
compliquées par la faible taille des molaires de rat. La mise au point imposait l’obtention de 
la répétitivité des gestes, ce qui a été obtenu. 
 
B. Suivi des cellules par imagerie nucléaire 
1. Cytotoxicité du marqueur 
 
L’isotope radioactif, l’Oxyne Indium (Oxinate D’indium Mallinckrodt, Covidien Imaging 
France), a été choisi car il est employé en routine dans le diagnostic oncologique et de 
l’inflammation chez l’homme, une évaluation de sa potentielle cytotoxicité à la fois sur les 
cellules de rat était nécessaire.  
Chez le rat, le taux de marquage des cellules pulpaires était de 80 %. La prolifération et la 
survie cellulaire ont été analysés et ne sont pas statistiquement différentes entre les cellules 
marquées et non marquées (figure 22, A et B) 
 
Figure 22 : Prolifération et survie  des cellules pulpaires de rat avec et sans marquage radioactif 
Le marquage à l’Oxyne Indium 111 ne modifie pas la prolifération cellulaire et la survie cellulaire de façon 
statistiquement significative. 
La stabilité du marquage a aussi été évaluée in vitro, 2 heures après le marquage, l’élution 
est de seulement 5% de l’activité totale. 
Parallèlement des pré-manipulations sur des cellules pulpaires issues de dents temporaires 
(SHEDs) ont été réalisées, avec un rendement de marquage de 80%, ce qui correspond au 
rendement observé pour les autres types cellulaires humains.  
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Le marquage à l’Oxyne-Indium a ainsi été validé pour les cellules pulpaires. D’autres types de 
cellules pulpaires présentent aussi de bons résultats au marquage radioactif et pourraient 
être utilisés dans des protocoles proches. 
 
2. Suivi des cellules marquées 
 
Le suivi in vivo par SPECT / CT après implantation a été réalisé sur des matrices ensemencées 
de cellules pulpaires marquées vivantes ou lysées. Le signal est détectable dans les dents 
implantées avec une matrice de cellules marquées pendant 3 semaines après implantation 
sans décroissance significative (après correction de la décroissance due à la demi-vie 
radioactive) au fil du temps pour les cellules entières ; au contraire le signal est très faible 
dès l’implantation pour les cellules lysées.  
 
Figure 23 : Suivi par SPECT/CT d'une matrice cellularisée implantée dans une première molaire de rat 
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L’imagerie par SPECT/CT permet de valiser la bonne implantation de la matrice dans la dent 
juste après l’implantation puis de suivre le devenir des cellules après l’implantation grâce à 
leur marquage radioactif (figures 23 et 24). 
 
Figure 24. Reconstructions SPECT/CT chez un animal implanté avec des cellules entières (flèche rouge) et des cellules 
lysées (flèche bleue) 
Le marquage est suivi pendant 21 jours. Le marquage de la matrice avec les cellules vivantes (flèche rouge) est plus fort 
que la matrice ensemencée de cellules lysées (flèche bleue). 
 
 
Le signal des matrices ensemencées de cellules vivantes est 5 fois plus fort que celui des 
matrices contenant des cellules lysées (figure 25) alors que le marquage des cellules à 
l’oxyne Indium est strictement le même. Ce résultat montre une corrélation entre l’intégrité 
cellulaire et l’intensité du signal. 
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Figure 25. Quantification du signal des matrices implantées avec des cellules lysées et des cellules entières. 
Le signal des cellules pulpaires vivantes est statistiquement plus important que le signal des cellules lysées à J0, J7 et J14. 
 
 
Pour savoir si les cellules implantées restent localisées dans la chambre pulpaire ou se 
disséminent dans l’organisme, les zones crânio-faciales et l’ensemble du corps ont été 
scannées à l’aide du SPECT/CT. Aucun signal n’a été détecté en dehors de la chambre 
pulpaire pendant toute la durée du suivi, suggérant que les cellules implantées restent 
localisées dans la dent (Figures 26 et 27). Les organes d’élimination des débris cellulaires 
(foie, reins, rate ou poumon en ces de diffusion veineuse) ont été particulièrement scrutés et 
ne montrent aucun signal radioactif. 
 
 
Figure 26 : Imagerie par SPECT/CT d'une tête de rat après implantation dans les premières molaires maxillaires. Aucun 
signal radioactif n’est retrouvé en dehors de la zone d’implantation. 
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Figure 27. Reconstruction SCPET/CT d’une acquisition de corps entier. 
L’acquisition des corps entiers ne montre pas de dissémination cellulaire en dehors de la zone implantée, aussi bien à 
proximité des dents qu’au niveau des organes d’élimination. 
 
L'intensité du signal SPECT in vivo est liée à l'intégrité des cellules implantées, et a permis un 
suivi longitudinal non-invasif pendant au moins 3 semaines des cellules pulpaires 
implantées.  
Aucun signal radioactif, à l’exception des premières molaires implantées, n’est mis en 
évidence au niveau crânio-facial, ni au niveau des organes d’élimination. 
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C. Fonctionnalité du tissu 
 
Le processus de réparation a été examiné par les techniques histologiques classiques et à 
l’aide d’un µCT haute résolution. 
1. Analyse histologique 
 
De nombreux fibroblastes sont retrouvés dans la matrice de collagène ensemencées de 
cellules vivantes. Plusieurs de ces cellules sont immunomarquées pour le PCNA (proliferating 
nuclear agent), indiquant une activité mitotique de ces cellules. Dans les matrices 
ensemencées de cellules lysées aucune cellule n’est retrouvée, que ce soit par la coloration 
histologique ou par immunomarquage du PCNA (Figure 28). 
 
Figure 28 : Imagerie par micro-CT et coupes histologiques de matrices implantées 
La coloration à l’hémalun éosine montre une matrice vide de cellules dans le cas des cellules lysées (C) contrairement à la 
matrice ensemencée de cellules vivantes (D). L’immunohistochimie de PCNA montre des cellules en prolifération dans 
cette même matrice (F). 
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Des structures vasculaires sont observées auprès des matrices ensemencées de cellules 
vivantes. Ces structures sont marquées par l’anticorps anti FvW. Autour des cellules 
ensemencées de cellules pulpaires lysées, ces structures vasculaires ne sont pas retrouvées 
(Figure 29). 
 
 
Figure 29 : Immunohistochimie des matrices implantées 
L’immunohistochimie montre la mise en place de vaisseaux (anticorps anti FvW) et de fibres nerveuses (anticorps anti 
CGEP) à proximité des matrices cellularisées implantées (B et D), mais non dans les matrices ensemencées de cellules 
lysées (A et C). 
 
 
L’immunohistochimie dirigé contre CGEP montre la présence d’une neurogenèse au contact 
de la zone d’implantation (Figure 29). 
 
2. Analyse en µCT 
 
Des analyses histologiques et par µCT complémentaires sont nécessaires pour connaître la 
composition du tissu néoformé à long terme et notamment une apposition dentinaire 
éventuelle que nous n’avons pas mis en évidence histologiquement (Figure 30). 
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Figure 30 : Imagerie par micro CT des matrices implantées 
Un mois après implantation, des cellules fibroblastiques vivants, en prolifération sont 
présentes dans les pulpes équivalentes. De plus, de nouveaux vaisseaux et des fibres 
nerveuses en formation sont visibles dans les matrices. Tandis que les lattis contrôles 
ensemencées avec des cellules lysées, sont dépourvus de colonisation cellulaire et 
d’éléments vasculaires et nerveux. 
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VI. Discussion 
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Ce travail de doctorat nous a permis de franchir un premier jalon dans le projet de 
développement d’une thérapie cellulaire pour la régénération pulpaire. Ainsi, nous avons 
démontré la faisabilité de reformer un tissu conjonctif fonctionnel contenant des cellules 
prolifératives, une néovascularisation et néoinnervation dans le cadre de l’amputation 
partielle de la pulpe dentaire chez le rat. 
A ce stade, il reste de nombreux points en suspens avant un potentiel transfert vers la 
clinique humaine. 
 
A. Protocole 
 
Même si notre protocole a évolué au cours des différentes manipulations, nous avons fait le 
choix d’un protocole proche de la clinique humaine, dans la perspective d’un transfert de 
cette thérapeutique chez l’homme. 
 
- choix des cellules : 
Nous avons pris le parti de prendre une population totale de cellules pulpaires, sans tri 
cellulaire préalable. Dans notre démarche de mise au point du modèle, nous avons estimé 
qu’il était préférable d’initier les expérimentations avec une population pulpaire hétérogène. 
L’enrichissement en cellules progénitrices pourra se faire par la suite. Cependant, à ce jour, 
en dépit de recherches actives, aucun marqueur spécifique permettant une purification 
totale des progéniteurs de la pulpe n’a été trouvé. Des cellules souches de la pulpe ont été 
triées sur leur expression de marqueurs de surface comme STRO-1 ou CD34 ou sur leur 
capacité d'exclusion d'un colorant de liaison à l'ADN ou en fonction de leur taille (Gronthos, 
Brahim et al. 2002; Iohara, Zheng et al. 2008). Les différents types de sous-populations de 
cellules obtenues pourraient conduire à différents potentiels de différenciation. Dans 
l’objectif de reconstruire une pulpe fonctionnelle, l’enrichissement sur une potentialité de 
différenciation odonto/ostéoblastique ne semble pas pertinent, car il pourrait conduire à 
une minéralisation de l’ensemble de la chambre pulpaire, ce qui n’est pas souhaitable. Par 
contre, nous pourrions envisager d’utiliser à l’avenir des DPSCs enrichies en cellules 
progénitrices présentant des propriétés angiogéniques ou de résistance à l’hypoxie accrues. 
Il a notamment été montré que les DPSCs CD31 ⁻ / CD146 ⁻ présentent un potentiel 
angiogénique très important dans l'ischémie cérébrale (Sugiyama, Iohara et al. 2011)).  
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- choix du biomatériau pour la culture 3D : 
Il est évident que les interactions entre les cellules souches et de leur milieu sont 
essentielles, non seulement en terme de trafic cellulaire, de survie, de prolifération et de 
différenciation, mais également pour déterminer le potentiel de l'environnement sur la 
régénération des tissus. Ce biomatériau doit bien sûr être biocompatible et non toxique et 
avoir des caractéristiques physiques et mécaniques optimales (Landrigan, Flatley et al. 
2010). 
Dans le contexte de régénération de la pulpe dentaire, parmi les différents types de 
biomatériaux disponibles, notre choix s’est porté sur un matériau naturel, le collagène de 
type 1, car il permet de reproduire le microenvironnement de la pulpe (Nakashima,Reddi 
2003; Iohara, Nakashima et al. 2004; Nakashima,Akamine 2005; Murray, Garcia-Godoy et al. 
2007; Prescott, Alsanea et al. 2008; Ishimatsu, Kitamura et al. 2009; Kim, Xin et al. 2010). De 
plus il présente une excellente biocompatibilité (Hubbell 1995; Helary, Bataille et al. 2010). 
Par ailleurs, un hydrogel de collagène est biodégradable avec des produits de dégradation 
physiologiquement acceptables (Middelkoop, de Vries et al. 1995), ne nécessitant pas ainsi 
une nouvelle intervention en vue d’une ablation chirurgicale. De plus, il offre une porosité 
adéquate pour faciliter la pénétration des cellules et leur prolifération, pour permettre le 
transport des nutriments, de l'oxygène et de déchets métaboliques efficacement (Geiger, Li 
et al. 2003). Des travaux ont montré que les cellules dans ces matrices de collagène 
présentaient des divisions cellulaires régulées et que le processus de différenciation des 
progéniteurs / cellules souches était activé (Ortinau, Schmich et al. 2010; Estes,Guilak 2011). 
Dans notre étude, nous n'avons pas mis en évidence de minéralisation de la chambre 
pulpaire, à laquelle on aurait pu s’attendre en implantant des cellules pouvant facilement 
subir un processus de différenciation odonto / ostéogénique. Cela confirme que l'utilisation 
d’une matrice lâche de  collagène de type 1 est adaptée pour reconstruire la pulpe dentaire.  
Une alternative à ce matériau naturel, serait l’utilisation de polymères synthétiques, comme 
le PGA (acide polyglycolique), dont la biocompatibilité est moins bonne mais dont le taux de 
dégradation et les propriétés mécaniques sont plus contrôlables (Mooney, Powell et al. 
1996; Bohl, Shon et al. 1998; Buurma, Gu et al. 1999; Vasita,Katti 2006; Vasita,Katti 2006). Il 
pourrait être judicieux d’utiliser de telles matrices, si nous ajoutions des peptides ou des 
molécules proangiogéniques aux pulpes équivalentes. Le taux de libération pourrait être 
ainsi plus contrôlable dans l’espace et dans le temps (Ferracane, Cooper et al. 2010).  
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B. Suivi et devenir des cellules implantées 
 
Une des problématiques liées à l'ingénierie tissulaire concerne le devenir des cellules 
implantées en préalable à une utilisation clinique potentielle. En effet, il est capital de 
déterminer si les cellules implantées restent dans la pulpe artificielle pour participer aux 
processus de régénération d’un tissu pulpaire vascularisé et innervé, ou bien si elles migrent 
via la circulation sanguine vers un autre tissu, ou encore si elles dégénèrent et sont 
éliminées par phagocytose. 
Si les marquages cellulaires à la Green Fluorescent Protein (GFP) ou par la beta-galactosidase 
sont des techniques couramment décrites, elles sont inutilisables dans notre modèle 
dentaire en raison de la présence de tissus minéralisés. Pour l’implantation spécifique de la 
pulpe équivalente dans la chambre pulpaire, l’imagerie nucléaire et l’IRM sont les deux 
seules méthodes envisageables d'imagerie non invasives. 
Nous avons choisi de faire le suivi in vivo des cellules par marquage par imagerie nucléaire. 
Le marquage des cellules pulpaires a été fait à l’Indium-oxine suivi d'une détection par 
scintigraphie monophotonique (SPECT). Cet isotope a été validé dans les marquages 
cellulaires dans des  études précliniques (Aicher, Brenner et al. 2003). Il est couramment 
utilisé chez l'homme pour le radiomarquage des leucocytes dans le cadre de  l’imagerie de 
l’infection (Thakur, Lavender et al. 1977; Thakur, Segal et al. 1977; Roca, de Vries et al. 
2010). Il et est bien établi pour surveiller des cellules implantées dans plusieurs modèles, y 
compris le traumatisme crânien aigu, l’ischémie cérébrale et l'infarctus. Un tel marquage 
radioactif permet de suivre la migration des cellules avec une grande sensibilité en utilisant 
la scintigraphie monophotonique (SPECT). En outre, le processus de marquage radioactif n'a 
pas modifié la viabilité ni la capacité de prolifération des cellules de la pulpe in vitro.  
L’imagerie nucléaire offre une sensibilité élevée avec la possibilité de quantification du signal 
à des concentrations très faibles (de l'ordre de 10-12 à 10-15 mole /l), idéale pour le suivi 
cellulaire. De plus, cette technique permet d’obtenir des informations sur la biodistribution 
de cellules marquées dans tout le corps. Cela permet de vérifier qu'il n'y a pas 
d'accumulation de débris cellulaires dans les organes impliqués dans la clairance du sang 
(reins, foie et rate) ni dans les poumons en cas de diffusion veineuse. En outre, l'imagerie du 
corps entier permet la détection d'une diffusion possible des cellules implantées, ce qui, 
64 
 
dans le cas des DPSCs, pourrait conduire à des minéralisations ectopiques, un problème 
critique en ingénierie tissulaire.  
Par contre, la radioactivité diminuant avec le temps, le suivi ne peut se faire que sur une 
période de temps limitée, et la manipulation des isotopes reste contraignante. 
Dans l'avenir, l'utilisation de l'IRM, pourrait permettre un suivi à plus long terme des cellules 
implantées, avec toutefois une sensibilité inférieure à l’imagerie nucléaire. Pour l’IRM, le 
marquage des cellules est magnétique. Les agents de marquage de référence sont les 
nanoparticules supermagnétiques de fer (AMNP pour anionic superparamagnetic 
nanoparticles), utilisés pour de nombreux types cellulaires sans effet délétère 
(Bulte,Kraitchman 2004; Poirier-Quinot, Frasca et al. 2010; Robert, Fayol et al. 2010; Brule, 
Levy et al. 2011). Pour nos expérimentations, le domaine de fréquence radio spécifique reste 
à développer. 
Toutefois, quelle que soit la méthode d’imagerie utilisée, elle ne permet de répondre avec 
certitude à la question de l’origine des cellules prolifératives, retrouvées dans le lattis. Même 
si la quantité de signal SPECT est importante uniquement dans le cas des pulpes 
équivalentes avec des cellules intègres, ce qui suggère que les cellules implantées restaient 
viables, nous ne pouvons exclure la possibilité que les cellules en prolifération mises en 
évidence en histologie, soient des cellules de l'hôte recrutées. La preuve scientifique pourrait 
être apportée soit en implantant des cellules humaines chez des rats immunodéprimés ou 
grâce l'analyse FISH avec des sondes spécifiques donneurs/receveurs, qui toutes deux 
permettraient de distinguer les cellules implantées des cellules hôtes. 
 
C. Limites du modèle 
 
- Inflammation 
Dans nos travaux, les cellules ont été implantées dans des dents saines, alors qu’en clinique, 
les cellules seraient implantées dans les dents présentant une inflammation générée par une 
infection bactérienne ou un traumatisme. Il serait pertinent dans l’avenir d’utiliser un 
modèle mimant l’inflammation pulpaire. La notion de réversibilité/irréversibilité, réalité de 
cliniciens mais non prouvée histologiquement et du diagnostic de cette inflammation se 
retrouverait alors au centre de ces recherches (Eba, Murasawa et al. 2012) proposent un 
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modèle chez le chien d’inflammation modérée et d’inflammation sévère induites en 
exposant au milieu buccal la pulpe respectivement pendant 24 et 72h avant coiffage. 
- Evolution vers un modèle préclinique  
Même en faisant évoluer le modèle chez le rat en tenant compte de paramètres cliniques, 
ce modèle animal présente des limites, notamment en termes d’échelle et d’anatomie. Il 
en résulte une restriction dans l’application des procédures cliniques et dans la pérennité 
des obturations, ce qui bien entendu limite le suivi dans le temps. 
Nous envisageons donc de faire évoluer notre travail vers un autre modèle animal, à savoir 
le mini-porc. Le transfert vers un modèle animal non-rongeur permettrait en effet une 
réelle étape préclinique. En effet, cet omnivore présente une physiopathologie assez 
similaire à l’homme, notamment en terme de réponse pharmacologique, métabolique et 
anatomique. Ceci semble également vrai pour le système buccodentaire. Les porcs 
présentent par exemple un système de dentition comparable à l’homme, avec deux 
dentures. Il nous sera donc possible de cultiver des cellules pulpaires de dents temporaires, 
dont la faisabilité a déjà été prouvée. Afin de faire la preuve du concept, bien qu’il soit 
rapporté des greffes de cellules, de mini-cochons consanguins, nous envisageons de rester, 
comme chez l’homme, dans un système de greffe autologue. Les pulpes équivalentes 
seraient donc préparées de manière similaire avant implantation dans les prémolaires et 
molaires après pulpotomie.  
 
D. Transfert vers la clinique humaine 
 
Il est désormais établi que la dent est une source de cellules souches mésenchymateuses à 
exploiter pour la dentisterie régénérative. Une pulpe saine peut être facilement recueillie 
après la chute de dents temporaire ou leur extraction, ainsi que l’extraction de prémolaires 
ou troisièmes molaires réalisée dans le cadre d’un traitement orthodontique. La question de 
la préservation de ces cellules en vue d’une potentielle utilisation quelques dizaines 
d’années après, n’est pas résolue. En France, il est probable que l'utilisation thérapeutique 
des cellules souches pulpaires de l'homme sera développée à travers la mise en place de 
biobanques de cellules gérées par les hôpitaux universitaires ou d'autres organismes 
nationaux. Comme toutes les cellules souches, celles de la pulpe ont des propriétés 
immunomodulatrices, il pourrait donc être envisageable de les utiliser en allogreffe. Dans ce 
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cas, le choix d'utiliser des cellules souches autologues ou hétérologues dépendra de la 
position des comités d'éthique et des choix gouvernementaux.  
Dans son déroulement, le passage à l’homme doit être raisonné et faire l’objet des 
demandes réglementaires auprès de l’AFSSAPS et du Comité de protection des personnes 
selon la législation en vigueur à ce jour. Ce transfert vers la clinique humaine exige un temps 
d’évaluation. Il doit porter sur des aspects qui ne sont pas uniquement techniques, 
physiologiques et chirurgicaux, mais également psychologiques, incluant les conditions 
éthiques de réalisation. C’est une nécessité scientifique compte tenu des retombées pour les 
patients qui se justifie pleinement lorsqu’elle améliore significativement la qualité de vie des 
malades qui en bénéficient.  
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VII. Conclusion 
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Ce travail constituait une première étape en vue d’une thérapie permettant de régénérer la 
pulpe à la place du traitement endodontique. 
Nos résultats ont d’abord montré la faisabilité de la « pulpe équivalente » in vitro. La 
biocompatibilité a ensuite été évaluée en implantation ectopique, la bonne intégration de 
ces matrices les rendant difficiles à localiser. 
L’étape suivante, à savoir l’implantation dans la dent a nécessité la mise au point et la 
validation du modèle de pulpotomie chez le rat. L’utilisation de la technique de marquage à 
l’oxyne-Indium sur les cellules pulpaires a ensuite permis l’implantation de cette « pulpe 
équivalente » et le suivi par SPECT/CT, CT des cellules implantées in vivo. En parallèle, 
l’emploi des techniques classiques d’histologie ont permis de démontrer la survie cellulaire, 
la prolifération, l’angiogenèse et une néo-innervation. L’absence de migration des cellules 
implantées hors de la zone d’implantation est l’un des points importants de cette technique 
de régénération pulpaire. 
Les résultats obtenus lors de ces travaux permettent d’imaginer à terme la transposition 
d’une technique de régénération pulpaire chez l’homme. Cependant, de nombreuses 
questions se présentent quant à la nature et la fonctionnalité du tissu ainsi que son 
comportement à long terme. L’amélioration de la « pulpe équivalente » par la sélection de 
cellules, l’utilisation de facteurs de croissance ou d’autres agents et la compréhension des 
réactions inflammatoires après la mise en place de la « pulpe équivalente » sont les enjeux 
de la réussite de ce type de traitement. La poursuite du projet au sein du laboratoire chez un 
animal plus proche de l’homme, le mini-porc ; sera extrêmement intéressante et à mettre en 
parallèle avec les évolutions des techniques de revascularisation. 
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Résumé : 
 
La pulpe dentaire est sujette à des lésions sévères faisant suite à une carie dentaire ou à un traumatisme. La 
thérapeutique conventionnelle préconisée alors est le traitement endodontique, qui consiste en l’exérèse de la totalité 
de la pulpe dentaire et le comblement de l’espace pulpaire par un matériau inerte. Ce traitement induit une fragilisation 
de la dent et une plus grande susceptibilité aux infections.  
Au cours de ce travail,  nous avons mis au point une solution alternative, en proposant le remplacement de la pulpe 
dentaire lésée par une « pulpe équivalente » constituée de cellules souches mésenchymateuses de la pulpe 
ensemencées dans une matrice de collagène. Nous avons testé ce substitut pulpaire au travers d’un modèle de 
pulpotomie de la molaire chez le rat, à savoir l’exérèse de la totalité du parenchyme de la chambre pulpaire et 
conservation du réseau vasculaire radiculaire, où nous avons implanté des « pulpes équivalentes ». Notre objectif étant 
notamment de déterminer le devenir des cellules souches pulpaires implantées dans la dent grâce à l’imagerie nucléaire, 
dans ce contexte de développement d’une thérapie cellulaire. Les  cellules ont été marquées à l’111Indium-oxine 
préalablement à leur implantation. Nous avons montré que le marquage n'avait pas d'incidence sur la viabilité et la 
prolifération des cellules pulpaires. Le suivi du signal s’est fait par tomographie d'émission monophotonique, couplée à 
un scanner spécifique du petit animal (NanoSPECT/CT, Bioscan), hebdomadairement pendant 3 semaines. Nous avons 
mis en évidence que l'intensité du signal SPECT était directement liée à l'intégrité des cellules, puisque que les matrices 
implantées avec des cellules marquées puis lysées par choc isotonique présentaient une diminution rapide de l’intensité 
du marquage. Grâce à la sensibilité de la méthode d’imagerie choisie, nous avons montré l’absence de diffusion majeure 
des cellules dans la circulation sanguine à partir du site d'implantation, ce qui pourrait constituer un risque de 
minéralisation ectopique lié à l’implantation de cellules souches mésenchymateuses.  
Par ailleurs, l’étude par histologie des processus de réparation et régénération de la pulpe dans les dents de rat a mis en 
évidence une prolifération abondante de cellules de type fibroblastique au sein des matrices, ainsi que la présence de 
nombreux vaisseaux et de nerfs dans la matrice cellularisée et à proximité. Ces résultats, non observés dans les matrices 
implantées avec des cellules lysées, suggéraient donc une fonctionnalité du tissu reconstruit et suggéraient que les 
cellules pulpaires implantées favorisaient une néovascularisation rapide de la pulpe équivalente, vraisemblablement en 
induisant un recrutement de cellules endothéliales à partir du réseau vasculaire radiculaire résiduel.  
 
 
Title : Dental pulp regeneration by tissue engineering: making of a “pulp equivalent” 
 
Abstract: 
 
The dental pulp is prone to severe injuries following a tooth decay or trauma. Conventional recommended therapy is the 
endodontic treatment,  which consists in  the removal of all of the dental pulp and filling of the pulp space with an inert 
material. This treatment leads to a weakening of the tooth and a greater susceptibility to infection. 
In this work, we have developed an alternative solution, proposing the replacement of the injuried dental pulp by an " 
pulp equivalent " consisting of mesenchymal stem cells from the pulp seeded in a collagen matrix . We tested this pulp 
substitut through a model of the molar pulpotomy in rats, ie. the removal of the entire parenchyma of the pulp chamber 
and preservation of the root vascular network and implantation of the pulp equivalent. Our aim was to determine the 
fate of pulp stem cells implanted in the tooth by nuclear imaging in the context of developing a cell therapy. The cells 
were labeled with 111Indium - oxine prior to their implantation. We have shown that the labelling had no effect on the 
viability and proliferation of pulp cells. The signal tracking was done by single photon emission tomography , coupled 
with a specific small animal scanner ( NanoSPECT / CT , Bioscan ) weekly for 3 weeks. We demonstrated that the intensity 
of SPECT signal was directly related to the integrity of the cells, since the lysed labeled cells by isotonic shock showed a 
rapid decrease in the intensity of labeling . Due to the sensitivity of the chosen imaging method , we have shown the 
absence of major diffusion cells into the bloodstream from the site of implantation, which could result in a risk of ectopic 
mineralization related to the implementation of mesenchymal stem cells. 
Furthermore, the study by histology repair processes and regeneration of the pulp in teeth rat showed abundant 
proliferation of fibroblast-like cells within the matrix , and the presence of numerous vessels and nerves in matrix 
cellularized. These results , not observed in the matrices implanted with lysed cells, thus suggesting a feature of the 
reconstructed tissue and suggested that the pulp cells implanted favored a rapid neovascularization equivalent pulp, 
presumably by inducing the recruitment of endothelial cells from the residual root vascular network. 
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Pulpe dentaire, ingénierie tissulaire, cellules souches mésenchymateuses, imagerie nucléaire, suivi cellulaire 
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